





























































































































































The  extensive  industrial  and  commercial  use  of  titanium  dioxide  nanoparticles  (TiO2  NPs)  in  paints, 
cosmetics, and as  food  coloring additives  is associated with high  levels of TiO2 NPs  released  into  the 
environment  and  subsequent  human  exposure.  Previous  studies  have  linked  TiO2  NPs  exposure  to 
reactive oxygen  species  (ROS) production  in  cells; however,  the  exact mechanism between oxidative 




nm)  than  in water  (800‐1500 nm). The  formation of a protein corona, verified by gel electrophoresis, 
contributes  to  decreased  aggregation  in  human  serum.  TiO2  NPs  exposure  to  the  cells,  followed  by 
reverse  transcriptase  polymerase  chain  reaction  (qPCR)  analysis  of  oxidative  stress  related  genes  (in 
collaboration with  Prof. Melissa  Kemp,  BME)  has  led  to  the  identification  of  the  genes with  altered 
expression.  Specifically,  peroxiredoxin  1  and  peroxiredoxin  5  showed  up  regulation,  whereas 












Titanium  dioxide  nanoparticles  (TiO2  NPs),  also  referred  to  as  titania,  are  a  class  of  metal  oxide 
nanoparticles. Besides  their use  in  industrial products  such as paints and  lacquers, TiO2 NPs are used 
extensively  in  daily  consumer  products  such  as  sunscreens,  toothpastes,  and  cosmetic  items  (1,  2). 
Another main application of TiO2 NPs is in wastewater treatment plans, where they are utilized for their 
photocatalytic properties to get rid of organic pollutants (3). TiO2 is a white pigment and because of its 









of  exposure  to  TiO2  NPs:  ingestion,  inhalation,  and  dermal  (7).  Gastrointestinal  absorption  is  an 
important  exposure  route  for  TiO2  NPs  since  lot  of  food  materials  are  known  to  contain  these 
nanoparticles as either additives or coloring agents. Biodistribution experiment in mice showed that TiO2 
NPs mainly retained  in the  liver, spleen, kidneys, and  lung tissues after uptake by gastrointestinal tract 
(7). Dermal absorption  is another possible  route of exposure  to TiO2 NPs. Rodent  studies  so  far have 
shown that TiO2 NPs penetrated into vacant hair follicles; however, they do not penetrate into live tissue 
even when the conditions are mimicked for small injuries in the skin (8). Pulmonary absorption through 







of  total  inhaled oxygen  is converted  into  several damaging ROS  species  like  superoxide, hydroxyl and 
hydrogen peroxide  (10).  This  conversion process  in  the body  is normal part of our physiology  and  is 
essential  for various cellular activity. Mostly  immune response  through phagocytosis, detoxification of 
xenobiotics, cell growth, and induction of mitogenic responses are some of the cellular processes which 
are beneficial outcomes of  low concentration ROS.  In addition  to  that,  low concentration of ROS also 
play  an  important  role  in  activation  of  cytokines,  growth  factor  signaling,  activation  of  nuclear 
transcription factors and second messenger activities (10). 
 Despite  these  advantages, when  ROS  are  present  in  higher  concentrations,  they  disrupt  the  redox 
homeostasis  of  cells.  There  are  several  enzymes  such  as  superoxide  dismutase  (SOD),  glutathione 
peroxidases  (GPx)  and  various  other  antioxidants  which  help maintain  this  redox  balance  by  being 
oxidized themselves. When a biological system has a reduced capacity to counteract overproduction or 
invasion  of  reactive  oxygen  species  and  other  radicals,  then  this  state  is  known  as  oxidative  stress. 
During  this stage  lipids, proteins, DNA or  the entire cell can be damaged. Lipids present  in subcellular 
organelles are highly sensitive to reactive oxygen species. When ROS react with  lipids, a chain reaction 




by modification  of  amino  acid  side  chains.  Normal  cell  function  could  be  disrupted  when  proteins 




NPs  inhibit  enzyme  activity  and  induce  conformational  changes  in  arylamine  N‐acetyltransferase,  a 
xenobiotic metabolizing enzyme  involved  in detoxification of carcinogens  (12). Protein hydroperoxides 










their huge annual production  (6). Previous work has shown  that oxidative stress  is a common cellular 
response to nanoparticles, which ultimately  leads to nanotoxicity (13). TiO2 NPs are known to produce 
reactive oxygen species  (ROS)  in response to UV activation  in biological systems. Production of excess 
ROS is a major contributor to nanotoxicity as it creates an oxidative stress in cells (14).  
Previous studies have  linked cellular health degradation with exposure  to TiO2 NPs. A decrease  in cell 
viability, mitochondrial activity and ATP  levels was observed  in A549  lung  cells  (15). This decrease  in 
cellular health markers is associated with the production of ROS. Another study by Long et. al. found out 






to  the  following  two  distinct  features:  First,  we  have mimicked  environmental  conditions  by  using 
unsonicated particles  in the  form of agglomerates  for all cellular studies. Secondly, an  investigation of 
genetic  expression  change  is  evaluated  for  84  oxidative  stress  related  genes,  to  evaluate  an  entire 
cellular system rather than a single pathway. 
Most TiO2 NPs toxicity studies have used particles those of primary sizes ranging from 5nm to 200 nm, 
which  are  agitated  using  ultrasonic  frequencies  (sonication)  before  exposing  to  the  biological 
component of the experiment. However, no such mechanism exist naturally that prevents aggregation, 
and thus  it  is crucial to study them  in  the same  form they exist  in the environment. Nanoparticle size 
plays an important role in determining the internalization behavior into the cells. Previous studies have 
shown  that unsonicated TiO2 NPs  remain as aggregate  ranging  from 165nm  to 375 nm  in cell culture 
media,    regardless  of  their  primary  individual  particle  size, which was  20nm  (15).  Therefore,  for  our 
studies,  it  is  expected  that  TiO2  NPs  will  be  present  in  the  form  of  aggregates  and  this  will  be 
investigated using dynamic light scattering (DLS).  





alongside  immunoglobulins (38%), fibrinogens (7%) and other proteins  in trace amounts (17).  It  is well 










the exact biochemical mechanism.  Instead of  focusing on a  single pathway, our approach  focuses on 
change  in  gene  expression  across  a wide  range  of  oxidative  stress  related  genes.  This  experimental 
approach has been used by the Kemp Lab to investigate non‐targeted alterations in the redox network 
due  to  lentiviral  infection  and  shRNA  silencing of  glutaredoxin,  thioredoxin  and G6PD  (20). We have 
investigated 84 different oxidative stress related genes and quantified the changes  in gene expression 




safety, as  it  focuses on  the effect of TiO2 NPs present  in  the environment on cellular oxidative stress. 
Development of such models to predict changes to oxidative stress  is not only  limited to TiO2 NPs but 
the experimental methods developed in the course of this research is applicable to any nanoparticle of 



















agglomerates also had empty groove  like  spaces within  themselves, and  these  spaces were  larger  for 
some agglomerates  compared  to others. This  shows  that TiO2 NPs agglomerates do not have a  fixed 
shape and qualitatively it can be inferred that they are different in terms of their size as well. However, 
the individual particles seem to be similar in shape and size.  
As a calibration method, the pixel  length of scale bar from the raw  image was measured by using  line 
tool, a command  in  the  ImageJ program. Three different measurements were  taken  for  the  scale bar 
from three  images, using the  largest end to end distance  for asymmetrical agglomerates. The average 
pixel  length that corresponded to the 25 nm  length scale bar was 58 pixels. A scale factor of 1 nm for 











































1  49.5  21.3    11  72.1  31.0 
2  65.5  28.2    12  43.8  18.9 
3  46.0  19.8    13  43.8  18.9 
4  60.9  26.2    14  28.4  12.2 
5  56.1  24.1    15  52.1  22.4 
6  65.5  28.2    16  68.4  29.4 
7  53.2  22.9    17  43.8  18.9 
8  57.3  24.7    18  60.0  25.8 
9  51.6  22.2    19  43.2  18.6 




Fig.  2:  Transmission  electron microscopy  images  show  that  TiO2  NPs  are  agglomerates  rather  than 
individual particles.        
 






Dynamic  Light  Scattering  (DLS)  is  an  important  tool  for  characterizing  the  size  of  nanoparticles  in 
solution. The principle behind  this analysis  is based on  the movement of particles  in  suspension, also 
known  as  Brownian motion.  This  type  of motion  of  particles  causes  laser  light  to  be  scattered  at 
different  intensities. Analysis of  the modulation of  the  scattered  light  intensity  as  a  function of  time 
provides the hydrodynamic diameter and polydispersity of the nanoparticles. Larger particles will diffuse 
more slowly than smaller particles and the DLS measures the time dependence of the scattered light to 














particles which have  less  surface area  that  is exposed. A  study has  shown  that unsonicated TiO2 NPs 











purchased  from  Fisher  Scientific. Dynamic  Light  Scattering  (DLS, Malvern  Instruments, Nano‐ZS) was 
used  to measure  the  hydrodynamic  diameter.  30  µg/mL  TiO2  nanoparticles were  incubated  in  10% 









A concentration range of 3 µg/mL  to 300 µg/mL TiO2 was used  in this study and  it was observed that 
under  sonication  for 30 minutes  the particle  size was much  smaller  compared  to no  sonication.  The 
average  hydrodynamic  diameter  was  well  above  850  nm  for  all  three  concentrations  for  the  non‐













It was hypothesized  that  the presence of a charged  species  such as protein, or a buffer environment 
such as phosphate buffered saline (PBS) may alter the aggregation state and hydrodynamic diameter of 
TiO2 nanoparticles. DLS was performed on 30 µg/mL of TiO2 NPs  in water and 10% (v/v) human serum 
supplemented  PBS.  As  expected  from  previous  result  (15),  the  particles  were  in  the  form  of 
agglomerates  in water with a median hydrodynamic diameter of 1.1 µm. However,  in PBS‐serum  the 
median diameter was 369 nm, with agglomerates ranging from 200 nm to 800 nm.  
This huge difference in diameter can be attributed to the presence of proteins present in human serum 
and  their  surface charge.  It  is known  that nanoparticles when exposed  to a protein  rich environment 
form a coat of proteins around  them known as “protein corona”. The presence of negatively charged 
protein domains on the surface of nanoparticles now dictates how they behave  in solution.  Instead of 






































into  the  cell.  Previous  study with  polystyrene  nanoparticle  has  shown  that  protein  structure  can  be 
altered by adsorption on nanoparticle surface. A change in secondary structure of bovine serum albumin 
(BSA)  adsorbed  on  surface  of  cationic  nanoparticle  redirects  the  protein‐NP  complex  to  scavenger 
receptor, whereas,  BSA  on  the  surface  of  anionic  nanoparticle  retains  native  structure  and  binds  to 
albumin  receptor  (19).  Therefore,  it  is  important  to understand  the  identity of  the proteins  that  are 
adsorbed  on  the  surface  of  the  nanoparticles.  For  our  purposes,  SDS‐PAGE  followed  by  mass 











the  same  conditions. The  first  two washes were diluted at 1% and 10%  (v/v)  respectively,  since  they 
were highly concentrated with serum proteins. After each wash step the supernatant was  loaded onto 




sample was  loaded  onto  a  precast  polyacrylamide  gel  in  addition  to  a  5‐225  kDa molecular weight 
marker  (Lonza ProSieve Unstained Protein Marker, #50547, VWR, Rockland, ME). Gel electrophoresis 




























The  protein  bands  present  on  the  corona  ranged  from  25  kDa  to  about  150  kDa.  Qualitative 
identification of protein bands was performed based on their molecular weight, and it seemed that most 
of  the  bands  corresponded  to  various  immunoglobulin  heavy  and  light  chains.  For  quantitative 



















Immunoglobulins were  found  to  be  present  in  a  higher  percentage  than  other  protein  class.  Serum 














particle  size. Although  it can be  seen  that albumin  is present as a corona protein, which  is  similar  to 





























Human cervical cancer cells  (HeLa) cells were cultured  in  five 35‐mm glass bottom cells culture dishes 
(MatTek) prior to TiO2 NPs exposure. The cells were grown in a 5% carbon dioxide atmosphere at 37 °C 
in minimum essential medium (MEM, Invitrogen, 61100061) supplemented with 10% (v/v) fetal bovine 




buffered  saline  (PBS).  The  cells  were  imaged  with  a  Brightfield microscope  (Olympus  1X71,  Center 
Valley,  PA)  using  a  60X/1.20W,  water  immersion  objective  (UPLSAP060XW,  Olympus).  Images  were 
taken with an EMCCD camera  (DU‐897, Andor, South Windsor, CT). The exposure  time and gain were 
300 ms and 5 respectively. All images were analyzed using ImageJ (NIH) 


































The  MTT  assay  utilizes  the  conversion  of  water  soluble  MTT  (3‐(4,5‐dimethylthiazol‐2‐yl)‐2,5‐
diphenyltetrazolium  bromide), which  is  yellow  in  color,  to  an  insoluble  formazan, which  is  purple  in 
color.  The  formazan  is  then  solubilized  in  dimethyl  sulfoxide  (DMSO)  and  an  absorbance  reading  is 




























1  0.80  0.53  0.77  0.64  0.681  0.79 
2  0.52  0.55  0.57  0.53  0.839  0.95 
3  0.66  0.46  0.63  0.55  0.782  0.74 
4  0.30  0.51  0.73  0.57  0.90  0.90 
Avg  0.57  0.51  0.67  0.57  0.80  0.85 
Std dev  0.22  0.04  0.09  0.05  0.09  0.09 
P values    0.03  0.11  0.01  0.53  0.07 
P values 
vs control 

















Lactase dehydrogenase  (LDH)  is a cytosolic enzyme present  in the cells. There  is a release of LDH  into 
the cell culture media if the cell membrane is damaged. Extracellular LDH in the media can be quantified 











































and number of cells  in  solution was determined using a hemocytometer.  It was calculated  that  there 
were 520,000 cells in the solution. Specific volumes of cell solution were added to the 24‐well plates (# 
15705‐060, Falcon). The  initial number of cells  in  the 24 wells were 50000, 75000, 100000 and 75000 
(NP treatment)  in row1, row2, row3, and row4, respectively. The  last row of cells were  incubated with 






















































50000  0.13  0.15  0.16  0.15  2.51  2.98  2.87  2.79 
75000  0.09  0.07  0.05  0.06  2.79  3.01  3.30  3.03 
100000  0.24  0.08  0.06  0.13  3.43  3.43  3.49  3.45 







































QIAshredderTM  (#  79656,  Qiagen).  RNA  purification  was  performed  using  RNase‐Free  DNase  Set  (# 
79254, Qiagen)  to  get  rid of  any  genomic DNA  contamination. This prevents  any  genomic DNA  from 
interfering with the subsequent RT‐PCR.  
The  purity  and  concentration  of  the  isolated  RNA was  determined  using  absorbance  readings  from 
NanoDrop  UV‐visible  spectrophotometer.  The  absorbance  at  260  nm  was  used  to  calculate  the 
concentration, while, the ratio of absorbance at 260 nm and 280 nm was used to assess the purity of the 
RNA  sample. A  ratio  of  1.8‐2.0  indicates  that  the  RNA  sample  is  pure.  Table  1  summarizes  the RNA 
concentration and purity for all the trials performed. The ratio is very close to 2 for all three trials, which 





[RNA] ng/µL  Abs 260:280  [RNA] ng/µL  Abs 260:280 
1  1499  2.09  1263  2.08 
2  828.7  2.10  1073  2.12 




Following  RNA  extraction,  copy  DNA  (cDNA)  synthesis  was  performed  using  RT2  First  Strand  Kit  (# 
330401, Qiagen).  It  is crucial for the single stranded RNA to be converted to cDNA before starting the 
polymerase chain reaction, which makes copies of double stranded DNA. Real‐time PCR was performed 
using  RT2  ProfilerTM  PCR  Array  (Human  Oxidative  Stress  Plus,  PAHS‐065YC‐12,  #  330231,  Qiagen)  in 
combination with  RT2  SYBR® Green  ROXTM  qPCR Mastermix  (#  330522, Qiagen).  SteponePlusTM  Real‐
Time PCR System (Applied Biosystems) was used as the real time cycler, in which the first cycle was 10 
minutes at 95 °C, and subsequent 40 cycles were at 95 °C for 15 seconds and 60 °C for 1 minute. 




  Out of 84 oxidative stress related genes  in the PCR array, peroxiredoxin  (PRDX)  family genes showed 
change  in  gene  expression.  Four  out  of  six  PRDX  genes  showed  a  significant  difference  in  gene 
expression across  the  three  trials with a p‐value of  less  than 0.05. PRDX1 and PRDX5  showed an up‐
regulation whereas PRDX3 and PRDX4 showed a down‐regulation against  the control. The overall  fold 
regulation  for PRDX3 and PRDX4 are 2.7 and 1.8  respectively. Table 2  summarizes  the  fold change  in 
gene expression of TiO2 NPs treated cells against the control.  
Table 8: Summary of fold change in gene expression 
Gene  Fold change  Fold regulation  p‐value 
PRDX1  1.60  1.60  .014 
PRDX3  0.37  2.70  .036 
PRDX4  0.56  1.78  .046 









Based  on  the  gene  expression  changes,  it  seems  that  the  peroxiredoxin  family  genes  are  the most 
affected  in terms of their expression. There are six mammalian peroxiredoxins and all but PRDX6 have 
two  internal  cysteine  residues.  PRDXs  are  thiol‐specific  antioxidant  proteins  that  have  a  role  in 
protection  of  cells  from  ROS‐induced  cell  death.  Previous  study  has  shown  that  these  genes  are 
overexpressed  in breast cancer cells at the mRNA and protein  levels, compared to non‐cancerous cells 
(25). It  is also known that PRDX3  is the only protein that  localizes  in mitochondria out of all the PRDXs 
(26).  However, in our studies, certain PRDXs (PRDX1 and PRDX5) are up‐regulated while others (PRDX3 



















at  37  °C.  The  flask was  rinsed with  cold  phosphate  buffered  saline  (PBS)  and  trypsin was  added  to 
remove  the adherent cells.   Minimum essential media  (MEM) with 10%  fetal bovine serum  (FBS) was 
added to inhibit trypsin activity and the suspension was centrifuged at 4000 rpm (4 °C, 5 minutes). The 
cell pellet was washed with  cold PBS and and centrifuged again. The  resulting cell pellets were  lysed 
with 100 µL of a lysis buffer containing 1% TritonX‐100, 50 mM Tris (pH 8) and 150 mM NaCl. Protease 
inhibitor (Halt, Pierce 78441) was added with the lysis buffer at a ratio of 1:100. The sample was rocked 
for  30 minutes  at  4  °C,  and  centrifuged  for  20 minutes  after.  The  supernatant, which  contains  the 
























After  electrophoresis  was  finished  the  gel  was  placed  in  a  gel  transfer  sandwich  cassette,  which 
consisted of  a PVDF membrane  (presoaked  in methanol  for 2 minutes).  The  cassette was  setup  in  a 
transfer  apparatus with  an  ice  block  and  pre‐chilled  (4  °C)  transfer  buffer,  pH  8.4  (#BP‐190,  Boston 
Bioproducts) was added. The transfer was performed at 100 V (275 mA) for an hour.  
Antibody incubation: 
 Blocking  buffer  (#MB‐070,  Rockland  Immunochemicals)  was  added  to  a  box  containing  the  PVDF 
membrane  from  the  transfer  step  and  incubated  at  4  °C  for  an  hour  with  constant  agitation.  The 
32 
 
membrane  was  washed  with  Tris‐buffered  saline  (TBS)  for  three  times,  five  minutes  each.  The 
membrane  was  incubated  with  respective  primary  antibody mixture  (table  2)  at  4  °C  for  18  hours 
prepared at 1:5000 dilution in blocking buffer. After washing with TBS for 3 times, respective secondary 
antibody mixture was added  to  the membrane and  incubated at  room  temperature  for an hour. The 
secondary  antibody mixture was  prepared  at  1:5000  dilution  in  blocking  buffer with  the  addition  of 
0.02% SDS. Addition of SDS  in  small amount helps  to eliminate non‐specific binding and also  reduces 
































































Densitometry  analysis was  performed  on  the membrane  images  using  ImageJ  (NIH).  Peak  area was 














Control  NP  Control  NP 
PRDX 1  7193  8182  10492  10305  0.98  1.14  1.16 
PRDX 1  7307  9662  8164  5073  0.62  1.32  2.13 
PRDX 1  3458  3648  8771  8422  0.96  1.06  1.1 
PRDX 3  5874  2145  5470  6797  1.24  0.37  3.35 
 
Based  on  the  peak  area  results,  it  can  be  observed  that  average  change  in  protein  expression  for 
peroxiredoxin  1  is  1.46.  This  overall  change  is  close  with  the  gene  expression  change  of  1.60  for 
peroxiredoxin 1. Peroxiredoxin 3 also matched with the gene expression change, as  it showed around 



































































of  agglomerates  rather  than  individual  particles which was  verified  using  TEM  and DLS.  The median 
diameter of  the agglomerates was  found  to be 280 nm  from TEM  images.  In  the presence of human 
serum,  the  median  hydrodynamic  diameter  was  369  nm.  Using  SDS‐PAGE  it  was  verified  that  the 
agglomerates have protein corona in the presence of human serum. Based on mass spectrometry data, 
the  protein  corona  composed  of  various  chains  of  immunoglobulins,  albumin,  lipoprotein,  and 
complement proteins. Using brightfield microscopy, it was verified that the cells indeed uptake TiO2 NPs 
either by binding or through  internalization. Quantitative RT‐PCR showed that he nanoparticle protein 
complex causes a change  in gene expression, particularly  in the peroxiredoxin  (PRDX)  family of genes. 
One  possible mechanism  of  this  change  in  gene  expression was  attributed  to membrane  disruption. 
However, preliminary LDH assay results suggest that TiO2 NPs do not disrupt the cell membrane, based 
on a  cytotoxicity of 1.3%. MTT assay  suggested  that  the  cell health  is unaffected with  relatively high 
concentration  of  TiO2  NPs  (124  ug/ml).  The  overall  mechanism  of  gene  expression  is  still  under 
investigation.  The  overall  change  in  mRNA  levels  for  PRDX1  and  PRDX3  have  been  verified  by 
investigating the change in protein levels using western blot. Further experiments are being carried out 
for the other remaining PRDXs. It could be concluded that TiO2 NPs in the environment is indeed related 
with change in gene expression of oxidative stress related genes. Instead of focusing on single pathway, 
we have looked into an entire range of oxidative stress related genes. This can be further expanded into 
creating a map of cellular processes that occur after certain genes are regulated. The results from this 
study could be an important initial finding in investigating toxicity of nanomaterials that are used in daily 
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life. Even though the focus in this study was on TiO2 NPs, similar approach could be used to investigate 
biological and environmental impacts of other nanomaterials.  
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